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photodamage), while  the depletion beam  is  very  sensitive  to  sample‐induced  aberrations. 
Here we demonstrate a custom‐built STED microscope with automated aberration correction 
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super‐resolution  microscopy,  STED  microscopy,  adaptive  optics,  aberration  correction, 
fluorescence microscopy, deep imaging 
Over the past two decades, super‐resolution microscopy (SRM)1,2 has revolutionized the realm of 
fluorescent  imaging.  Imaging below the resolution  limit  is now commonplace using a range of 
widely  available  commercial  and  bespoke‐built  SRM  systems.  Fluorescence  nanoscopy  has 
proven to consistently provide resolution in the region of 20‐50 nm in all dimensions,3–11 while 
some  advanced  techniques  reported  resolution  around  1  nm.12,13  Unfortunately,  increased 
resolution  comes  with  a  price  –  SRM  systems  are  significantly  more  sensitive  to  optical 
aberrations and scattering, thus weakened signal leads to longer acquisition times and increased 
image noise. Many of the most impressive and ground‐breaking results are acquired in the near‐















of  the excitation beam can be dramatically  reduced. Commonly  this  is done with a Laguerre‐










interference  allowed  for  imaging  at 50 µm depth with 100 nm  localization precision,32 while 
application of adaptive optics enabled imaging through 100 µm of tissue in the central nervous 
system of a Drosophila with a  lateral  localization precision of 143 nm.33 Lateral STED  imaging 









of 50 µm  in acute brain  slices.41  Imaging of  thick  samples with axial  super‐resolution  in STED 




an  improved  3D  STED  system  based  on  dual  adaptive  optics  enabling  imaging  of  axons  in 
differentiated  human  induced  pluripotent  stem  cells  (hiPSCs)  at  a  depth  of  80  µm  using 
aberration  correction.  In  addition, we  investigate  the  issue  of  beam‐intensity  and  scattering 
related  signal‐to‐noise  reduction  in  STED  images.  A  numerical  enhancement  scheme  for 
augmenting the STED signal‐to‐noise ratio is proposed. 






























resolution  evaluation  metric,  called  Fourier  ring  correlation  (FRC),  has  been  proposed  by 
Nieuwenhuizen et al.54 Originally, this metric was applied to localization based nanoscopy with 




resolution. We make use of  the Matlab  tool  that was developed  and disseminated with  the 
original FRC publication.54 
Calculation of the FRC requires two identical images recorded independently of each other to 












Figure 1  shows  the  schematic of our  custom‐built AO 3D  STED  system  (see methods and 
supporting information for details). 
When acquiring STED images, the resolution can be increased by increasing the intensity of 
the  depletion  laser.  This  argument,  however,  does  not  take  into  account  the  increased 
photobleaching and noise that arises as a consequence, which can significantly degrade the final 




a differentiation protocol  that produces dopaminergic  (DA) neurons  at high efficiency.58 This 
procedure  drives  hIPSCs  through  a  defined  differentiation  pattern,  first  producing  neural 
precursors and then, by 30‐35 days  in culture, producing cells that express Tuj11 and tyrosine 
hydroxylase, a dopaminergic neuron marker. The procedure starts by concentrating the cells into 
embryoid  bodies  (“EBs”),  pseudo‐tissues  that  are  several  cell  layers  thick.  During  the 







Figure 1: The optical  setup of  the  custom built dual‐SLM 3D  STED microscope. M  stands  for 







Figure 2:  (a) Bead  images acquired  for different  laser beam power  (as shown  in each  image). 
Graph in (b) shows the microscope performance and effect of laser power related noise on the 
STED resolution determined by the FRC. Plots in (c) present the relation of depletion laser power 







3(d). The resolution  in  the z‐direction can clearly be seen to have  increased  in Fig. 3(c) when 
comparing the confocal (Fig. 3(b)) and 3D STED images without aberration correction (Fig. 3(d)). 








































Figure 5  shows  the  graphical  schematic of  the operation of  this 3D denoising  algorithm.  For 







the performance of  the BM3D  algorithm with  the  ground  truth model  enabling quantitative 
evaluation. A 2D STED image of the RPE‐1 mitotic cell was acquired and then synthetically spoiled 
with  controllable  noise.  The  RPE‐1  cells’  tubulin was  stained with  the  Abberior  STAR  635P 
secondary  antibody. The Gaussian noise was  selected  as  it  is  generated  in  a  straightforward 
manner, has easily controllable statistics and efficiently 
















the  raw  and  denoised  image  are  of  the  same  shape.  This  feature  can  be  seen  as  detail 
preservation and constitutes the main advantage of BM3D  image denoising. According to the 
plots  in Fig. 6(r) and 6(s), the σ	value used  in BM3D  filtering that already enables satisfactory 
results  is, depending on the noise  level, between 5 and 10. Sigma ranging  from 15 to 40 also 
13 
provide generally  favorable  image denoising although  it  is  recommended  that  this process  is 
supervised through visual inspection (which was the case in preparing Fig. 6) to prevent loss of 
detail  of  fine  structures  under  complicated  real‐life  noise.  Quantitative  analysis  of  the  FRC 
resolution with  regard  to  the σ	value  shows  that  increasing noise  significantly decreases  the 
effective image FRC resolution, which can then be recovered using BM3D filtering. With added 
noise of variance N=0.2,  the effective  resolution decreases by 41%,  from 117 nm  to 165 nm; 
BM3D filtering with σ=20 returns the FRC resolution to 117 nm. Similarly, analyzing the intensity 
cross‐sections through microtubules shown  in Fig. 6(e)‐(h) and Fig. 6(m)‐(p), when the noise  is 
raised  to  N=0.25,  it  is  difficult  to  unambiguously  state  whether  the  imaged  structure  is 
information or noise; using BM3D filtering with σ=20, allows retrieval of the original information. 




Figure 6: Analysis of  the  impact of  the  simulated noise and BM3D denoising on  the effective 












that  has  low  SNR  and  high  level  of  noise  without  resorting  to  additional  synthetic  noise 
generation. We  chose  an  RPE‐1 mitotic  cell with  its microtubules  stained with  the Abberior 































effective STED  image  resolution and  that  the noise  filtering  is beneficial  to  the quality of  the 













curves  of  aberration‐corrected  confocal  (blue  curve)  and  3D  AO  STED  (red  curve)  imaging 
modalities are alike and generally exhibit a slightly decreasing trend with  increasing depth. An 
improvement  can be  seen  for both  imaging modalities with  respect  to  the 3D  STED without 






































noise  level of  the  acquired  image. Deep  imaging  through  aberrating  specimen  adds  another 










otherwise mixed with  the noise without damaging  the original object  information  (no blur  is 
encountered).  In Fig. 8 we presented the  improvement of the  image quality and effective FRC 





































due  to  the  local  variations  of  the  refractive  index within  the  imaged  sample.  This  problem 
becomes very significant  in 3D STED microscopy, as  the bottle‐beam  is especially sensitive  to 
aberrations.59–62 To correct aberrations in our microscope, we use a correction routine based on 
the  ‘modal wavefront  sensing’ method.63  In  this  approach,  the wavefront  is  described  as  a 
summation of orthogonal modes, e.g. Zernike polynomials. The SLM can modulate the wavefront 
according to the applied modes and correct for the aberrations that originate both in the optical 













is maximized  and  the  aberrations  are  corrected. When performing  the  aberration  correction 
routine, both excitation and depletion beam intensities are set to the minimum value which still 
enables  the  correction  to  be  recorded,  in  order  to minimize  optical  sample  exposure  and 
decrease the risk of possible photo‐damage. 
Sample preparation 












(Sigma),  a  neuron‐specific  tubulin  marker,  and  with  Aberrior  STAR  635P68  as  a  secondary 
antibody. 
Image acquisition and processing 




Raw  images with  the  experiment metadata were  stored  in  the OME‐TIFF  format.69 OMERO 




The  BM3D  is  a  state‐of‐the‐art  algorithm  widely  used  for  denoising  images.52  It  has  been 
successfully used in speckle filtering in holography and holographic microscopy,71,72 as well as in 
2‐photon microscopy.73 The BM3D algorithm  is performed  in  two  steps.  In  the  first  step,  the 
image is analyzed for regions with local and non‐local similarities called ‘blocks’ which can then 
be sorted into 3D arrays. These arrays then undergo a 3D linear integral transform followed by 
hard  thresholding.  Then  the  inverse  3D  integral  transform  is  carried  out  resulting  in  a  first 
estimate of the ground‐truth  image. In the second step, the estimated  image  is put through a 







is  obtained. Here we  use  the  basic,  unmodified  version  of  the  BM3D  algorithm, with  σ	 (an 
estimate of the variance of the image noise) being the only variable that we want to modify. The 
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